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reading  process  which  may  lead  to 




















Multipotent mesenchymal  stem  cells  (MSCs) have enormous potential  in 
tissue  engineering  and  regenerative  medicine.  However  until  now  their 
development for clinical use has been severely limited as they are a mixed 
population of  cells with varying  capacities  for  lineage differentiation and 
tissue  formation.    Here  we  identify  ROR2  as  a  cell  surface  marker  ex‐
pressed by those MSCs with an enhanced capacity for cartilage formation.  
We generated  clonal human MSC populations with varying  capacities  for 
chondrogenesis.   ROR2 was  identified  through  screening  for upregulated 
genes  in  the  most  chondrogenic  clones.  When  isolated  from  un‐cloned 
populations,  ROR2+ve  MSCs  were  significantly  more  chondrogenic  than 
either ROR2‐ve or unfractionated MSCs.  In a sheep cartilage‐repair model 
they  produced  significantly  more  defect  filling  with  no  loss  of  cartilage 
quality  compared with  controls.    ROR2+ve MSCs/perivascular  cells were 
present  in  developing  human  cartilage,  adult  bone marrow  and  adipose 
tissue.  Their frequency in bone marrow was significantly lower in patients 
with osteoarthritis than in controls.  However after isolation of these cells 
and  their  initial expansion  in vitro,  there was greater ROR2 expression  in 
the  population  derived  from  osteoarthritis  patients  compared with  con‐
trols.   Furthermore, osteoarthritis‐derived MSCs were better able to form 

















them  are best  able  to make  carti‐
lage.    The  authors  generated 
clones  of mesenchymal  stem  cells 
and  showed  that  some  of  the 














perivascular  origin where  cells  including  pericytes  are 
natural mesenchymal precursors  [1, 2].   Once cultured 




typic  marker,  culture‐expanded  MSCs  have  been  de‐
fined  as  expressing CD105, CD73, CD44  and CD90 but 







erate  chondrocytes  in  vitro  [8,  9],  for  the  tissue  engi‐
neering  of  cartilage  [10,  11]  and  in  numerous  clinical 
studies.  For example, one study has utilised autologous 
MSC‐generated  chondrocytes  to  repair  articular  carti‐
lage  lesions  in 40 patients with knee  injuries  [12].   We 
engineered a 6cm human airway using autologous MSCs 
that was used successfully in the treatment of a patient 
with bronchial  stenosis  [13, 14].   However  scale‐up of 
these  procedures  for  the  routine  production  of  im‐
plantable cartilage of consistently high quality remains a 
significant  challenge,  in  part  because  of  the  lack  of 
standardised methods  for  isolation of a  functional  cell 
population optimised for chondrogenesis.   A functional 
phenotypic marker  for MSCs with  enhanced  chondro‐
genic  potential  would  reduce  variability  between  pa‐
tients in autologous procedures and would also help to 
























tion)  MSCs,  FACS‐separated  ROR2+ve  and  ROR2‐ve 




Iliac  crest bone marrow  aspirates were obtained  from 




was  added  into  tissue  culture  flasks  containing expan‐
sion medium consisting of Dulbecco’s modified Eagle’s 
medium  (DMEM)  supplemented  with  1000  mg/L  glu‐
cose,  10%  foetal  bovine  serum  from  a  selected  batch 
(FBS;  Thermo  Scientific  Hyclone,  Loughborough,  UK, 
www.thermofisher.com),  100  units/ml  penicillin,  100 
g/ml  streptomycin  (all  from  Sigma  ,  Poole,  UK, 
www.sigmaaldrich.com) and 2 mM Glutamax‐I  (Invitro‐
gen  Ltd,  Paisley,  UK,  www.thermofisher.com).  Non‐
adherent  cells were  removed  during medium  changes 
and adherent MSCs were proliferated in the presence of 
2  ng/ml  fibroblast  growth  factor‐2  (FGF‐2;  PeproTech, 
London,  UK,  www.peprotech.com).  MSCs  were  pas‐
saged when 80%  confluent and preserved  in  liquid ni‐
trogen until  further use. After  thawing, cells were pro‐
liferated further in the presence of FGF‐2 and the num‐

















sheep  (average  weight  75.757.34kg)  and  plastic‐
adherent ovine MSCs were obtained by iliac crest biop‐
sy  and  proliferated  using  the  same methods  and  rea‐
gents  as  described  above  for  human  cells.    The  ovine 
MSCs were  seeded  drop‐wise  at  1x106  cells/cm2  onto 
Avitene  Ultrafoam  collagen  sponges  (3mm  thickness; 
Bard,  Crawley,  UK,  www.barduk.com)  and  incubated 
overnight at 37C (Cell Bandage [15]). A 6mm diameter 
chondral defect was prepared in the left medial femoral 




were  sacrificed.  All  animal  procedures were  approved 
by  the Royal Veterinary College  Ethics  committee  and 
carried out under  a project  licence granted by  the UK 
Home Office (PPL 70/6964), in accordance with the An‐
imals (Scientific Procedures) Act of 1986. 


















tion  of  single‐cell‐derived  populations  [16]  and main‐
tains  chondrogenic  differentiation  potential  [17].    The 
single  cells  began  to  divide  after  2‐3  days  and  those 







cells  were  needed  to  assess multi‐lineage  differentia‐
tion and therefore each clone was required to undergo 
a minimum of 20 PDs for further analysis.  The amount 
of  cellular  senescence  in  the  clonal  populations  was 
estimated  by  staining  for  β‐galactosidase  activity  and 
those clones showing any evidence of senescence were 
excluded  from  further  investigation.    Only  clones  de‐
rived  from  one  of  the  patient  bone marrow  samples, 
PN5, were used  for  tissue engineering  and  gene  array 
analysis.   We opted for use of clones from a single pa‐
tient because of  the observation  that  this sample gen‐
erated  the majority  of  clones  and  by  excluding  other 





engineered  tissue measured  using  an  epitope‐specific 
ELISA.    The  type  II  collagen  content  ranged  from  1  to 
383µg  per  tissue  engineered  construct  (Supplemental 
Table  S4).    There was  a  significant  inverse  correlation 
between  the  time  taken  for  the  clones  to undergo 20 
PDs  and  the  chondrogenic  potency  as  judged  by  the 
type  II  collagen  content  of  tissue  engineered  cartilage 
(Supplemental  Fig. S1).   The  same  clones were  tested 
for  their  in  vitro  osteogenic  and  adipogenic  potential.  
As for chondrogenesis, there was a wide variation in the 
differentiation  capacity  for  these  2  pathways  (Supple‐
mental Fig. S2), however the degree of osteogenesis or 





ty  for  type  II  collagen production  (Fig. 1b) and  further 
analysed their chondrogenic potential.  Clones 1‐4 were 









We  isolated  the mRNA  of  undifferentiated  cells  from 
the  highly  and  poorly  chondrogenic  clones  that  had 
been  expanded with  FGF‐2  and  serum  to  prime  them 
for chondrogenic differentiation, but not yet induced to 
differentiate with  TGF3.   We went  on  to  investigate 
differential gene expression between the two groups, to 
identify  genes  predictive  of  enhanced  chondrogenic 
potential upon subsequent differentiation.   Ontological 
analysis  of  the  function  of  those  genes  differentially 
upregulated by the highly chondrogenic clones  indicat‐
ed  that  the majority  of  those with  a  known  function 
were  cell  signalling  genes  (Fig.  2a  and  Supplemental 




with poorly  chondrogenic  clones 14‐17  confirmed  that 
there  was  clustering  of  upregulated  genes  between 
these two groups (Fig. 2b).  The 82 genes shown in this 
heat map are  listed  in Supplemental Table S6  in order 
of  statistical  significance  of  the  differential  expression 
between  clone  groups.    As  the  purpose  of  this  study 
was to  identify cell surface markers predictive of chon‐
drogenesis, we selected a subset of 24 of the differen‐






tial  protein  expression  upon  preliminary  analysis  by 
flow  cytometry  (Fig.  2c).    Differential  upregulation  of 
ROR2 mRNA and protein was confirmed as significant (4 








lustrated  in  Fig. 3a, undifferentiated MSC  clones were 
grown  to  low  density,  where  cell‐to‐cell  contact  was 
minimal  (mean  SEM of 7,137584 cells/cm2), to con‐






sion  with  increasing  cell  density,  whereas  there  was 
minimal expression of ROR2 on the poorly chondrogen‐
ic  clones  even  in  high  density  culture  (Fig.  3c).  These 




tured  cells  showing  an  increased ROR2  expression,  in‐
duced  through  increasing  cell density  in  culture. MSCs 
which do not show any increase in ROR2 during culture 






There was a clear  increase  in ROR2 expression with  in‐
creasing  cell  density  for  all  4  patients,  although  there 
was  also marked  variation  in  the  extent of  expression 
between  the different patients  (Fig. 3d).   When  these 
cells were passaged and re‐plated at  low density there 
was  a marked  fall  in ROR2 expression over  the  first 3 
days of the new passage (Fig. 3e).  Therefore for all sub‐
sequent  studies,  ROR2  expression was measured  only 
after the cells had been grown to high density, allowing 






in  the  unfractionated  population,  it  was  essential  to 
isolate  them,  as  well  as  ROR2‐ve  MSCs,  as  separate 
populations.   We  were  able  to  isolate  iROR2+ve  and 
ROR2‐ve MSCs  from  confluent  cultures  of  the  unfrac‐
tionated  cells  by  labelling with  an  anti‐ROR2  antibody 
and  using  sterile  cell  sorting  to  collect  the  different 





be more highly chondrogenic than  iROR2‐ve MSCs,  it  is 
important  to  determine  if  both  of  these  populations 
have retained the characteristics of mesenchymal stem 
cells,  namely  expression  of  established  cell  surface 
markers,  multi‐differentiation  capacity  and  prolonged 
proliferative  life‐span.   We  therefore  started our anal‐
yses by testing each of these stem cell attributions be‐
fore going on to determine the chondrogenic potential 
of  these MSCs.   A  range  of  cell  surface markers  have 
been used to define the unfractionated MSC population 
[3] and we therefore considered it important to know if 
iROR2  expression  was  associated  with  either  an  in‐




significant  differences  in  the  expression  of  CD105, 
CD90, CD73, VCAM1, STRO‐1, CD146, CD271, CD34 and 
CD45 between the different MSC populations (Fig. 4b), 
demonstrating  that  ROR2  is  an  independent  marker, 
not directly associated with any of  the known markers 
currently  used  to  define  this  type  of  stem  cell.    The 




populations  in  their  capacity  to  undergo  osteogenesis 
(Fig. 4c) or adipogenesis  (Fig. 4d).   These data  indicate 
that  the  iROR2+ve  and  ROR2‐ve  cells  have  each  re‐
tained  their  MSC  properties  and  any  differences  ob‐
served  in  chondrogenic  capacity must  therefore  be  a 
result of differences  in  stem  cell potential  rather  than 
stage of differentiation of the cell subsets. 
If ROR2  selection  is  to be of practical use  it  is  im‐
portant  to determine  if  the  isolated  iROR2+ve cells  re‐
tain  a  higher  expression  of  this marker  after multiple 
population  doublings.    Fig.  4e  shows  that  over  6  pas‐
sages  the  isolated ROR2‐ve population remained nega‐
tive  throughout,  never  recovering  the  capacity  to  up‐
regulate  ROR2.    The  iROR2+ve  and  unfractionated 
populations  both  gradually  lost  expression  of  iROR2 
with increasing passage number however the iROR2+ve 





tissue  engineered  cartilage made  from  early  and  late 








tended  culture  period  indicates  that  the phenotype  is 
relatively  stable  and  that  the benefit of  selection may 
be maintained as the cells are expanded. 
MSCs  have  been  previously  shown  to  be  immuno‐
regulatory,  suppressing  third  party  T‐cell 
proliferation[18‐20].  We therefore compared iROR2+ve 
MSCs with ROR2‐ve and unfractionated MSCs  for  their 
capacity to  inhibit T‐cell proliferation  in vitro.   This  im‐
portant property of MSCs was no different in iROR2+ve 
and  unfractionated MSCs,  however  for  each  of  the  5 
patients studied, ROR2‐ve MSCs had a lower capacity to 






MSCs  were  isolated  from  8  patients  and  then  either 
fractionated  into  the  iROR2+ve  and  ROR2‐ve  popula‐
tions or cultured without fractionation as a control.  The 
3  subpopulations  from  each  donor were  each  seeded 
onto polyglycolic acid scaffolds and cartilage  tissue en‐
gineering was  induced  using  a  combination  of  TGF3, 
ascorbic acid and insulin.  Typical examples of the mac‐
roscopic appearance of  cartilage after 35 days  in  vitro 
are  shown  in Fig. 5a,  illustrating a  tendency  for  larger 
amounts of tissue to be  formed by the  iROR2+ve cells.  
This observation is confirmed by the significantly higher 
dry  weights  of  cartilage  constructs  engineered  using 
iROR2+ve MSCs compared to with either ROR2‐ve MSCs 
or unfractionated controls and by the detailed biochem‐
ical  analysis  of  the  tissue  engineered  cartilage  from 













We established a  functionally  loaded  in vivo model  for 
the  implantation of human  tissue engineered  cartilage 
into full thickness articular cartilage lesions in the ovine 
medial femoral condyle without the use of immunosup‐
pressive drugs.    Immune  rejection was  avoided  in  this 
model because we  implanted a “Cell Bandage”  formed 
from sheep undifferentiated MSCs seeded onto a colla‐





at  the  interface  site.    Additional  protection  from  im‐
mune  rejection  may  have  resulted  from  growing  the 
engineered  cartilage  in  vitro  for  35  days,  allowing  a 
dense extracellular matrix  to become established prior 
to  implantation,  creating  an  immune  privileged  site 
through physical inhibition of the migration of elements 
of the  immune system.    In preliminary experiments us‐
ing unfractionated cells, we observed through histologi‐
cal  analysis,  three months  after  implantation  of  engi‐
neered cartilage, that there were no signs of inflamma‐
tion, however  there was generally a  failure of  the  im‐
plants  to  integrate  laterally with  the  surrounding host 
cartilage (Fig. 5d, upper panels).  Following the prelimi‐





by  morphometric  analysis  and  biochemical  quality 
measured as  the % GAG and % Type  II collagen  in  the 
repair tissue.  Defect filling over 90% of the defect sites 
was  observed  in  those  animals  treated using  cartilage 
from  iROR2+ve MSCs  whereas  in  those  treated  using 




in  comparison  with  samples  of  the  pre‐implantation 
tissue‐engineered  cartilage,  allowing  an  assessment of 
maturation of the implants over 3 months.  There was a 
large and significant increase in the type II collagen con‐
tent of  implants,  irrespective of which MSC  fraction as 
used  whereas  the  proteoglycans  content  decreased 
significantly  during  the  same  period  in  vivo.  (Fig.  5d, 
lower panels).  Overall, these data show improved qual‐
ity  of  cartilage  measured  biochemically  in  all  three 
treatment  groups  with  no  apparent  advantage  of 
iROR2+ve MSCs.   However,  there was clearly a greater 
abundance of repair tissue, with no loss of tissue quali‐





We  considered  it  important  to  determine  if  the 
iROR2+ve  cells  observed  in  expanded,  adherent MSCs 
are  a  consequence  of  tissue  culture  conditions  or 
whether  they  exist  in  situ  and  in  freshly  isolated  cells 




for MSC‐related markers, CD105  and CD90.    Since  the 
natural precursor of MSCs  in vivo  is a perivascular cell, 
including the pericyte, the  limb buds were also stained 
for  the  pericyte  marker  CD146.    ROR2+ve  cells  were 
found  in the bone marrow stroma as well as surround‐
ing the blood vessels of  limb bud from 11‐12 week old 
human  foetuses  (Fig. 6a).   These cells were co‐located 




CD146,  whereas  there  were  no  osteocalcin  positive 
(bone‐forming)  cells  in  these  regions  (Fig.  6a).    These 
data  support  the  theory  that  endogenous  MSCs  and 
their  natural  precursor,  the  pericyte,  express  ROR2  in 
development.    Furthermore,  a  small  number  of 
ROR2+ve  cells  were  also  observed  surrounding  the 
blood vessels of adult human bone marrow  tissue sec‐
tions,  again  co‐located  with  CD146+ve  cells  (Supple‐
mental Fig. S5), suggesting that ROR2+ve mesenchymal 
lineage cells are naturally occurring  rather  than  result‐
ing from tissue culture. 
To  further  investigate  the  naturally  occurring 
ROR2+ve mesenchymal cells in human adult tissues, we 
used  flow  cytometry  to determine  their occurrence  in 
uncultured mononuclear cell populations that had been 
freshly  isolated  from  adult bone marrow and  adipose.  
Within the CD105+ve, CD34‐ve MSC population (Fig. 6b) 
we observed a small percentage of ROR2+ve cells  that 
was  not  significantly  different  between  bone marrow 
(mean  SEM of 3.0  0.6%) and adipose  (9.3  3.4%).  




adipose  (17.7    4.6%).    These  data  confirm  that 
ROR2+ve MSCs/pericytes  are naturally occurring.    Fur‐
thermore in adults they are not restricted to bone mar‐
row but can be  found  in at  least one other  site  in  the 
body. 
Having  established  that  ROR2  is  expressed  on  low 
numbers of freshly  isolated MSCs, we then determined 
how many  passages  were  required  to  reach maximal 





tion of  iROR2,  reaching a maximum at  the end of pas‐
sage  1  (Supplemental  Fig.  S7).    This  coincides with  a 








OA  is  a disease of  ageing  in which  there  is  typically  a 
loss of articular cartilage as the disease progresses.  We 
were  therefore  interested  in whether  there  is  a  defi‐
ciency of ROR2 expression by MSCs  in OA and whether 
this  is related to  increasing age.   We  first analysed the 
ROR2 expression on freshly isolated CD146+ve, CD34‐ve 
pericytes (Fig. 7a‐c) and CD105+ve, CD34‐ve MSCs (Fig. 
7d‐e). MSCs/pericytes  from  OA  patient  bone marrow 
expressed  significantly  less  ROR2  than MSCs/pericytes 
from  non‐OA bone marrow  (Figs.  7b  and  7c)  and  this 
was not a feature of aging since there was no apparent 
correlation between age of the donor and ROR2 expres‐
sion  (Figs. 7e and 7f).    In parallel experiments, we  iso‐
lated  plastic‐adherent MSCs  from OA  and  non‐OA  pa‐
tients  and  stimulated  maximal  ROR2  expression  by 
growing  them  to  confluence before determining ROR2 








not significant  (Figs. 7h and 7i).    If OA MSCs do  in  fact 
express higher  levels of ROR2  than non‐OA MSCs  then 
they  should also be better at generating  cartilage.   To 
test  this hypothesis we used MSCs  from each group  in 









latory  demands  when  implanting  MSC‐derived  tissue 




be  required  to move  the  field  forward  [24,  25].   We 
have  successfully used  a  genomic profiling  strategy  to 
identify an MSC cell surface marker that is predictive of 
enhanced  chondrogenesis.    Previous  studies  have  fo‐
cused on changes in gene expression after the initiation 
of specific differentiation pathways, or comparing gene 
expression  patterns  for  MSCs  isolated  from  different 
tissues [26].    In contrast, we have studied the gene ex‐
pression  pattern  of  undifferentiated  MSC  clones  de‐
fined according to their subsequent capacity to undergo 





some evidence  for predictive  chondrogenic markers  in 
high‐density pellet  cultures assays  [27], we have been 
able  to  use  iROR2  selection  to  generate  an  improved 
three‐dimensional  tissue engineered cartilage  that had 
greater efficacy  in a  sheep cartilage‐repair model  than 
unfractionated  MSCs  and  so  could  potentially  be  of 
therapeutic benefit in human patients. 
The  success  of  our  cloning  approach depended  on 
our well  defined  cartilage  tissue  engineering  protocol 
[11] and type  II collagen  immunoassay.   We developed 
the  assay  originally  as  a method  of  studying  osteoar‐
thritic cartilage  [28] and  then  further  refined  it  for  the 




sies  [29].  Our  quantitative  analyses  showed  a  wide 
range  of  cartilage  tissue  engineering  outcomes  from 
one  clone  to  another with no  apparent  correlation  to 




mental Fig. S1)  indicating  that more  rapidly proliferat‐
ing MSC clones are better able to differentiate.  A total 
of 82 genes were found to be significantly upregulated 




We  were  encouraged  to  investigate  this molecule 
because of  its well‐described  importance  in  limb devel‐
opment[23, 31‐33].   ROR1 and ROR2 were  first  identi‐






development  in  the  limb buds of mice.   DeChiara et al 
[23] showed that ROR2 is selectively expressed in chon‐
drocytes of  the growth plate of  long‐bones but not  in 
those bones  formed by  intra‐membranous ossification, 
indicating  a  close  relationship  between  growth  plate 
cartilage  and ROR2.    They  showed  that mice homozy‐









vertebrae  and brachydactyly  (shortened digits)  as well 
as craniofacial abnormalities.   Therefore ROR2  is a bio‐
logically  relevant  cell  surface marker  for  cartilage  for‐
mation as well as being of practical use  in  tissue engi‐
neering. 
We  were  further  encouraged  to  investigate  this 
molecule  because  of  its  role  as  a  receptor  for Wnt5a 
[37‐42].   This  receptor  requires  tyrosine kinase activity 





upregulation  of  type  II  collagen  synthesis  [43].    It  has 
been demonstrated  that Wnt‐5a signalling can antago‐
nize the canonical Wnt signalling pathway by promoting 
β‐catenin  degradation  [44].    This  suggests  that Wnt5a 
signalling through ROR2 has the potential to upregulate 
chondrogenesis  through  activation  of  SOX‐9.    On  the 
other hand, Wnt1 and Wnt3a can also bind to ROR2 and 
in  this  way  activate  the  canonical  pathway  [37,  45], 
which  might  be  expected  to  inhibit  chondrogenesis.  
ROR2 has also been  shown  to play a  key  role  in bone 
formation,  as  its  expression  is  highly  regulated  during 
both osteoblast differentiation  [46,  47]  and osteoclas‐
togenesis  [48].    Taken  together  these  studies  indicate 
that  ROR2  plays  an  important  role  in musculoskeletal 
development,  but  the mechanisms  that  are  critical  in 
vivo remain to be established. 
Evidence  that  ROR2  expression  is  a  feature  of  en‐
dogenous cells is provided by our immunohistochemical 
data  describing  ROR2+ve  cells  in  the  developing  limb 
bud  as well  as  in  adult  bone marrow,  combined with 
our  flow  cytometry  data  demonstrating  expression  of 







The use of  allogeneic MSCs  as  therapeutic  tools  in 
cartilage  repair  is  limited  by  the  variability  of  their 
chondrogenic capacity from one donor to the next and 
the  loss of  chondrogenic  capacity with  increasing pas‐
sage  (Supplemental  Fig.  S3).    Selection  of  iROR2+ve 
cells ensures a higher chondrogenic capacity and opens 
up  the possibility of expanding MSCs  through multiple 
population  doublings  whilst  maintaining  an  increased 
iROR2 expression and therefore enhanced chondrogen‐
esis.    The  expanded  cells  could  then  be used  to  treat 
cartilage damage either by direct  implantation  into the 





To  conclude,  iROR2  is associated with pericytes  in  situ 
and with MSCs ex vivo as well as with enhanced chon‐
drogenesis  and  thus  can  be  exploited  as  a  biological 
marker.  It could become central to the effective trans‐
lation  of  MSC  biology  into  therapeutic  strategies  for 
cartilage  repair  in patients with OA and other diseases 
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Figure 2.  Identification of  cell  surface markers up‐regulated on highly  chondrogenic MSC  clones.    (a) Ontology of 
genes significantly up‐regulated on highly chondrogenic clones. The chart shows the function of those genes which 
are at least 1.3‐fold up‐regulated on the 4 most highly chondrogenic clones (clones 1‐4) in comparison to the 4 least 
chondrogenic  clones  (clones  14‐17).    Only  genes  showing  a  significant  change  of  p<0.05  are  included  (two‐way 
ANOVA). (b) Heatmap and hierarchical clustering of the 82 genes that were significantly up‐regulated on the highly 
chondrogenic clones.   Each column  is one clone and each row  is one gene.   (c) Flow cytometry analysis of the per‐






























iROR2+ve and ROR2‐ve populations were  isolated using  sterile  flow  cytometry.  (b) Sorted or unfractionated MSCs 
were analysed by flow cytometry for the expression of marker proteins. Population frequencies for each marker are 
shown below the plots (mean  SEM; n=6).  There was no statistically significant difference in any of the marker pro‐
teins  (Kruskal‐Wallis).    (c) Osteogenic differentiation of  the sorted and unsorted  (Un) populations  from n=6 donors 
shown by alizarin red staining (size bars = 100m) and by real‐time qPCR for integrin‐binding sialoprotein (IBSP; bone 
sialoprotein)  and  alkaline phosphatase  (ALPL).    There were no  significant differences  in  gene  expression  (Kruskal‐























implantation (red bars).   Statistical analysis by Wilcoxon matched pairs test.   (e) Defect filling  in the sheep cartilage 
repair model after three months.  The in situ appearance of representative samples is shown, with the integration site 















adipose  tissue  (n=4)  and  immediately  analysed  by  flow  cytometry  following  incubation  with  antibodies  against 
CD105, CD146, CD34 and ROR2. Representative flow cytometry plots are shown and the graphs show the percentage 









clear  cells were  isolated using  Ficoll  separation and  immediately analysed by  flow  cytometry  following  incubation 
with antibodies against CD105, CD34 and ROR2 or CD146, CD34 and ROR2. Representative flow cytometry plots are 
shown for both CD146+/CD34‐ pericytes (a) and CD105+/CD34‐ MSCs (d).  The percentage of cells in fresh bone mar‐




after  isolation of MSCs and their subsequent expansion  in vitro.   Results are shown as  the percentage of ROR2+ve 
cells at the time of first passage (p0, panel g, statistical analysis by Mann Whitney U Test) and as correlation with do‐
nor age (panel i, Spearman rank correlation coefficient  is shown).   The age‐range of patients  in the non‐OA and OA 
groups is shown in panel h (statistical analysis by 2‐tailed Mann‐Whitney U test).  In panels (j‐l), results are shown for 
cartilage tissue engineering using MSCs isolated from either non‐OA (n=4) or OA (n=4) patients. Statistical analysis by 
Mann‐Whitney U test. 
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Graphical Abstract. The in vivo and ex vivo origin of ROR2+ve cells in human tissues. (a) Immunolocalisation of ROR2, 
in comparison to the pericyte marker CD146,  in the developing ulna  limb bud from a human foetus of 11‐12 weeks 
gestation. Regions of bone marrow stroma and blood vessels are shown. ROR2 expression was also analysed by cell 
sorting in samples of fresh, uncultured adult human bone marrow and adipose tissue to determine the proportion of 
cells expressing ROR2 on initial isolation 
 
 
